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the  crosstalk  between  these  two  bioenergetic  networks  in  the  thylakoids  of  the 
cyanobacterium Synechocystis sp. PCC 6803 (hereafter, Synechocystis). Furthermore, novel 














important  when  cyanobacteria  switch  from  one  growth  mode  to  the  other.  Pyridine 
nucleotide transhydrogenase PntAB is an integral membrane protein complex coupling the 
oxidation of NADH and concurrent reduction of NADP+ to proton translocation across the 




second  group  of  enzymes  functioning  in  pyridine  nucleotide  redox  reactions  is  type  2 
NAD(P)H  dehydrogenases  (NDH‐2),  which  catalyze  electron  transport  from  NAD(P)H  to 
quinones  without  simultaneous  proton  translocation  or  major  effect  on  respiration. 




the  ΔndbC  mutant  showed  growth  retardation  only  upon  light‐activated  heterotrophic 
growth  (LAHG). On  the other  hand, NdbA, which  resides  in  the  thylakoid membrane,  is 








Syanobakteerien  energia‐aineenvaihdunta  koostuu  fotosynteesin  valoreaktioiden  ja 
soluhengityksen elektroninsiirtoreaktioista, jotka tapahtuvat pääosin tylakoidikalvolla, sekä 
niiden  vuorovaikutuksesta  soluliman  hapetus‐pelkistysreaktioiden  kanssa. 




Terminaalioksidaasit  (RTO)  ovat  proteiinikomplekseja,  jotka  päättävät  pimeässä 
tapahtuvan  soluhengityksen  elektroninsiirtoreaktiot.  Kaksi  niistä,  Cox  ja  Cyd,  sijaitsevat 
Synechocystis‐syanobakteerin  tylakoidikalvossa.  Osoitin,  että  nämä  RTO:t  eivät  toimi 
pelkästään  pimeässä  vaan  myös  valossa,  jolloin  ne  estävät  fotosynteettisen 





NAD(P)H/NAD(P)+  ‐tasapainon  säätely  mahdollistaa  anabolisten  ja  katabolisten 
aineenvaihduntareittien sujuvan yhtäaikaisen toiminnan. Tämän säätelyn merkitys korostui 
erityisesti,  kun  syanobakteereja  kasvatettiin  glukoosin  läsnäollessa.  Osoitin,  että 
pyridiininukleotiditranshydrogenaasi  PntAB,  joka  samanaikaisesti  hapettaa  NADH:n  ja 
pelkistää NADP+:n, sijaitsee tylakoidikalvoilla. Reaktion vaatima energia saadaan protonien 





elektronin  siirtoa  NAD(P)H:lta  kinoneille.  Synechocystis‐syanobakteerilla  on  kolme NDH‐
2:ta: NdbA, NdbB ja NdbC, joiden osuus soluhengitykseen on kyseenalaistettu ja toiminta 
solussa  on  jäänyt  epäselväksi.  Työssäni  osoitan,  että  fotoautotrofisissa  olosuhteissa 
solukalvolla  sijaitsevan  NdbC:n  puute  johtaa  glykolyyttisten  entsyymien  määrän 
vähenemiseen, joka todennäköisesti aiheutuu kohonneesta solunsisäisestä NADH/NAD+ ‐
suhteesta.  Tämä  taas  saa  aikaan  muutoksia  useissa  metaboliareiteissä  ja  solun 
morfologiassa. NdbC‐proteiini osoittautui välttämättömäksi Synechocystis‐syanobakteerin 
kasvulle  LAHG‐olosuhteissa.  Samoin  NdbA,  joka  puolestaan  sijaitsee  tylakoidikalvolla, 
vaaditaan  optimaaliseen  kasvuun  LAHG‐olosuhteissa  johtuen  siitä,  että  NdbA  osaltaan 
säätelee sekä fotosynteesin toimivuutta että epäorgaanisen hiilen kuljetusta solun sisälle 
näissä olosuhteissa. 
Väitöskirjani  tulokset  tuovat  lisää  tietoa  liittyen  sekä elektronien maksimaalisen määrän 



























Giving up is the only sure way to fail. 
       -  Gena Showalter -    
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1.  INTRODUCTION 
1.1.  Cyanobacteria: prokaryotes with oxygenic photosynthesis 
Cyanobacteria  are  an  exceptional  group  among  prokaryotes  due  to  their  ability  to 
perform  oxygenic  photosynthesis.  In  this  process,  which  was  evolved  in  early 
cyanobacteria (for a review, see Holland, 2006), the physical energy from sunlight  is 
converted to chemical energy to reduce atmospheric CO2, using water as an electron 
source  and  releasing  O2  as  a  by‐product.  The  exact  timing  of  the  birth  of  oxygenic 
photosynthesis is still under debate. The current view is that it may have evolved either 
shortly  before  the  Great  Oxygenation  Event,  about  2.4  billion  years  ago,  or  a  few 
hundred million years prior to it (Brocks et al., 2003; Kopp et al., 2005; Rasmussen et 
al.,  2008;  Flannery  and Walter,  2012;  Lyons  et  al.,  2014). On  the  other  hand,  fossil 
findings indicate that photosynthetic microbes in the form of stromatolites may have 
already existed 3.5 billion years ago (Schopf, 1993; Drews, 2011). As a result of oxygenic 
photosynthesis,  the  O2  concentration  of  Earth’s  atmosphere  began  to  increase 




to  the  evolution  of more  advanced  life  forms  (Blankenship,  1992).  In  addition,  the 
increased atmospheric O2 concentration caused the formation of an ozone layer that 
protects  Earth  from  UV  radiation,  which  helped  life  spread  to  terrestrial  habitats 
(Berkner and Marshall, 1965; reviewed in Cockell and Raven, 2007). Besides their role 
as  pioneers  of  oxygenic  photosynthesis,  cyanobacteria  are  also  considered  as 
progenitors  of  chloroplasts  (Wolfe  et  al.,  1994).  The  primary  endosymbiosis  event, 
where a primal larger eukaryotic cell engulfed early cyanobacteria, has been dated to 
have occurred circa 1.5 billion years ago (Yoon et al., 2004). This eventually resulted in 
three  lineages  of  organisms  containing  chloroplasts:  chlorophyta,  rhodophyta,  and 
glaucophyta.  
The  cyanobacterial  phylum  is  diverse,  and  it  contains  solitary  and  colony‐forming 
unicellular  and  as  filamentous  species.  Rippka  et  al.  (1979)  have  classified 
cyanobacterial  species  in  five main  groups  according  to  their morphology  and  their 
development. Sections I and II include unicellular cyanobacteria whereas sections III‐V 
are composed of  filamentous species. Nowadays cyanobacteria are more  frequently 
classified  based  on  the  type  of  their  ribulose  bisphosphate  carboxylase/oxygenase 
(Rubisco)  and  carboxysomes.  The  α‐cyanobacteria,  which  are  marine  species,  have 
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Form‐1A Rubisco and α‐carboxysomes whereas β‐cyanobacteria, which inhabit a vast 
range  of  environmental  niches,  have  Form‐1B  Rubisco  and  β‐carboxysomes  (for  a 
review,  see  Badger  et  al.,  2006).  The  α‐  and  β‐carboxysomes  have  different  shell 
proteins  (Badger  and  Price,  2003),  but  both  carboxysome  types  share  a  common 




Form‐1A  and  Form‐1B  Rubisco,  their  reaction  kinetics  for  CO2  and  ribulose  1,5‐
bisphosphate (RuBP) are similar (Whitehead et al., 2014).  










plants,  where  the  TM  is  organized  in  grana  stacks  and  non‐appressed membranes 
(Nevo et al., 2007; Liberton et al., 2013). The TM forms the boundary for the lumenal 




1.2.  The ecological and economical significance of cyanobacteria 
Cyanobacteria  comprise one of  the most abundant  and widespread micro‐organism 
groups on Earth. They can be found in terrestrial and aquatic habitats varying from hot 





the  most  important  groups  of  primary  producers  for  all  lifeforms  on  Earth.  The 
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significance  of  cyanobacteria  in  primary  production  is  highlighted  in  marine 








cyanobacteria  have  been  extensively  utilized  as model  organisms  in  photosynthesis 
research as they offer several advantages compared to plants. First, cyanobacteria are 




that  several  cyanobacteria  are  naturally  competent  for  exogenous  DNA‐
transformation,  which  is  advantageous  for  targeted  mutagenesis.  Many  important 
processes,  including  photosynthetic  light  reactions,  carbon  fixation,  acclimation  to 
environmental stress conditions, and cell differentiation, have been extensively studied 
with  cyanobacteria.  Widely  used  cyanobacterial  model  species  include  unicellular 
freshwater  species  Synechocystis  sp.  PCC  6803  (for  details,  see  section  1.3.), 
Synechococcus  elongatus  PCC  7942,  Synechococcus  elongatus  PCC  7002  and 
Thermosynechococcus  elongatus  BP‐1,  as  well  as  nitrogen  fixing  filamentous 
freshwater Anabaena  (Nostoc)  sp. PCC 7120 and unicellular marine Prochlorococcus 
marinus MED4, but the list of model cyanobacteria expands continuously. 
In addition  to basic  research,  cyanobacteria have  recently become one of  the most 
intriguing options for practicing sustainable bioeconomy due to the several advantages 




of  proteins,  lipids  and  other  bioactive  compounds,  such  as  numerous  high‐value 









1.3.  Synechocystis sp. PCC 6803 
Synechocystis  sp.  PCC 6803  (hereafter Synechocystis)  is  a unicellular,  nontoxic,  non‐
diazotrophic freshwater β‐cyanobacterium, which was collected from a Californian lake 
in 1968 (Stanier et al., 1971). Synechocystis became the first photosynthetic organism 
whose entire genome was  sequenced  (Kaneko et al., 1996). The genome  (3.6 Mbp) 
exists  in  several  copies  depending  on  the  growth  phase  (Zerulla  et  al.,  2016)  and 
includes around 3200 open reading frames (ORF) (Mitschke et al., 2011). In addition, 
Synechocystis has seven plasmids containing roughly 400 ORFs (Labarre et al., 1989). 
Synechocystis  is  naturally  competent  for  exogenous  DNA  transformation,  which 
simplifies targeted mutagenesis (Kufryk et al., 2002). The glucose‐tolerant substrain is 
widely used in laboratories around the world due to its ability to grow without active 
photosynthesis  (Williams,  1988).  All  this  has  made  Synechocystis  one  of  the  most 
extensively studied photosynthetic model organisms.  
1.4.  Photosynthesis of cyanobacteria 
Cyanobacteria perform oxygenic photosynthesis, where energy derived from sunlight 
is converted to chemical energy and oxygen is released as a by‐product. The chemical 
energy  is  then  utilized  to  produce  energy‐rich  carbohydrates  which  are  used  for 
biosynthesis of other compounds and for sustaining growth. Photosynthetic reactions 
can be divided  into  light  reactions and carbon  fixation reactions. Light  reactions are 
performed in the TM by four major protein complexes: the water splitting photosystem 
II (PSII), the cytochrome b6f complex (Cyt b6f), photosystem I (PSI) and ATP synthase 
(Figure  1A).  Electrons  derived  from  PSII  are  finally  delivered  to  NADP+  for  NADPH‐
formation in the so‐called linear electron transport (LET) process.  Simultaneously, the 
proton  motive  force  (pmf)  is  established  across  the  TM  and  harnessed  for  ATP 
synthesis. The obtained NADPH and ATP are used as reducing power and energy for 
CO2 fixation and the production of triosephosphates in the Calvin‐Benson‐Basham cycle 
(hereafter  CBB  cycle)  in  the  cytosol.  In  addition  to  LET,  cyanobacteria  have  several 









of  PBS  consists  of  phycobiliproteins  (PBP) which  covalently  bind  the  chromophores 
called  phycobilins.  PBPs  can  be  divided  into  three  groups:  phycocyanins, 
allophycocyanins,  and  phycoerythrins.  Together  with  chlorophyll  a  (Chl)  and 
carotenoids,  they  ensure  that  cyanobacteria  can  utilize  most  of  the  visible  light 





and emission qualities,  ensures unidirectional  energy  transport  towards  the  core of 
PBS, and further to the photosystems. There are differences in the types of PBPs and 
the  structure of PBS between  cyanobacterial  species.  In Synechocystis,  the  rods are 
composed of phycocyanin (absorption peak at 620 nm). From the rods, energy is first 
transferred to a PBS core composed of allophycocyanin (absorption peak at 650 nm) 





the energy distribution between photosystems during changes  in  illumination.  If the 
PBSs are mainly energetically coupled to PSII and, PSII thus receives more light energy 
than PSI, cells are in state I (Campbell et al., 1998). Vice versa, when most of the PBSs 














been  shown  that  a  portion  of  PBSs  are  reversibly  decoupled  from  PSI  in  the  light 
(Chukhutsina  et  al.,  2015).  In  addition,  a  portion  of  PBS  can  be  detached  from 
photosystems  during  several  stress  conditions  to  regulate  the  amount  of  energy 
arriving at the photosystems (Stoitchkova et al., 2007; Richaud et al., 2001; Salomon 
and Keren, 2011; for a review, see Kirilovsky, 2015). The amount of energy reaching PSII 
is  also  regulated  by  non‐photochemical  quenching  (NPQ),  which  converts  excess 
excitation  energy  into  heat.  In most  cyanobacterial  species,  NPQ  is  induced  by  the 
orange  carotenoid  protein  (OCP),  whose  function  is  regulated  by  the  fluorescence 
recovery protein (FRP) (Wilson et al., 2006; Wilson et al., 2007; Boulay et al., 2010; for 
a review, see Kirilovsky and Kerfeld, 2013).  
1.4.2.  Linear electron transport (LET) 
In  LET,  three  TM‐embedded  protein  complexes  –  PSII,  Cyt  b6f  and  PSI  –  transport 
electrons from water to NADP+ (for a review, see Battchikova and Aro, 2013) (Figure 
1A). To  complete  the electron  transport,  these protein complexes are connected  to 
several mobile electron carriers. Plastoquinone (PQ) functions as an electron carrier in 







donors  in  both  photosystems,  while  in  other  reactions  the  amount  of  free  energy 









in  the  formation  of  P680+,  the  strongest  biological  oxidizing  agent.  High  energy 





















Thus,  two protons are transported from the cytosol  to the  lumen per each electron 






2014).  The  primary  electron  donor  of  PSI,  a  Chl  dimer  called  P700,  resides  in  the 
reaction center of PSI, which is comprised of PsaA and PsaB proteins (for a review see, 













Synechocystis  thylakoid membrane.  The H+‐pumping by  Cox  has  been deduced based  on  its 
structure (Iwata et al., 1995; Brändén et al., 2006). 
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1.4.3. Auxiliary electron transport pathways and cyclic electron transport 
(CET) 






causing  lipid  peroxidation,  which  eventually  leads  to  cell  death  (Latifi  et  al.,  2009; 
Narainsamy  et  al.,  2013).  Cyanobacteria  face  rapidly  changing  environmental 
conditions and have evolved,  in addition  to  LET,  several auxiliary electron  transport 
pathways that allow them to fine‐tune the ATP/NADPH ratio and redistribute excess 





nature  the  conditions  are  never  optimal,  and  ATP  is  also  used  in  several  other 
biosynthesis routes in addition to CO2 fixation. To increase the ATP/NADPH ratio, cells 
utilize light powered cyclic electron transport (CET) around PSI because it only produces 
ATP  (for  a  review,  see  Yamori  and  Shikanai,  2016).  During  CET,  electrons  from  the 
acceptor  side  of  PSI  are  cycled  to  the  PQ  pool,  or  possibly  straight  to  the  Cyt  b6f 
complex, while simultaneously generating a proton gradient across the TM stimulating 
ATP production. The most established route is mediated by the proton pumping type 1 
NAD(P)H dehydrogenase  (NDH‐1)  complex,  especially NDH‐11  and NDH‐12,  donating 
electrons to the PQ pool (Mi et al., 1992b; for a review, see (Battchikova et al., 2011a; 

























that  it  is  able  to  transport  electrons  from NAD(P)H  to O2,  forming H20 without  the 
generation of ROS (Vicente et al., 2002). The amount of electrons transported via Flv1 
and Flv3 to O2 depends on light intensity and the availability of carbon (Helman et al., 
2003;  Helman  et  al.,  2005).  In  Synechocystis,  Flv1  and  Flv3  are  essential  under 
fluctuating light conditions, since they protect PSI by alleviating acceptor side limitation 
(Allahverdiyeva et al., 2013). Flv1 and Flv3 have been suggested to work as a Flv1/3 
dimer, but  it has been shown recently  that homo‐oligomers of Flv3 are also  formed 






Bersanini  et  al.,  2014).  In  addition  to  FDPs,  bidirectional  hydrogenase  is  able  to 
transiently  consume  electrons  derived  from  PSI,  thus  preventing  slowdown  of 
photosynthetic  electron  transport  during  dark  to  light  transition  under  anoxic 
conditions (Appel et al., 2000). 
1.4.4. CO2 fixation in cyanobacteria 










concentration  in  its  surroundings  because  it  has  significantly  lower  affinity  for  CO2 
compared to the Rubisco of higher plants (Mueller‐Cajar and Whitney, 2008; Whitney 
et al., 2011).  In addition, uncharged CO2 diffuses out of the cell easily, whereas lipid 
membranes  are  much  less  permeable  to  charged  HCO3‐  (Badger  and  Price,  2003). 
Cyanobacteria have evolved carbon concentrating mechanisms (CCM), which (i) isolate 












(for  a  review  see Badger  and Price,  2003;  Price,  2011;  Kaplan,  2017). Synechocystis 
possesses two major transporters for HCO3‐ residing in the PM. BCT1, encoded by the 





al.,  2011a;  Peltier  et  al.,  2016). NDH13  is  a  high‐affinity  CO2  uptake  complex whose 





Despite  CCM,  RuBP  occasionally  undergoes  oxygenation  instead  of  carboxylation 
because Rubisco is not able to accurately distinguish between its two substrates, CO2 
and  O2.  This  process  that  uses  oxygen  as  a  substrate  is  called  photorespiration.  In 
addition  to 3‐PGA,  it  also produces  toxic 2‐phosphoglycolate  (2‐PG), which must be 
converted back to 3‐PGA and CO2, which requires ATP (for a review, see Moroney et 
al.,  2013).  Photorespiration  does,  however,  seem  to  be  a  crucial  process  for  all 
photosynthetic  organisms,  including  cyanobacteria  (Eisenhut  et  al.,  2008a). 
Photorespiratory gas exchange has been observed in mutant cells lacking Flv1 and Flv3 
proteins under severe Ci‐starvation (Allahverdiyeva et al., 2011).   
1.5. Respiratory electron transport and respiratory terminal 
oxidases (RTOs) 
The primary role of respiration in cyanobacteria is to provide metabolic energy during 
darkness,  using  carbohydrates  synthesized  through  photosynthesis  (Matthijs  and 
Lubberding,  1988).  In  respiration,  electrons  derived  from  the  catabolism  of  organic 
compounds are transported into the PQ pool, which promotes the proton gradient for 
ATP production (for a review, see Vermaas, 2001; Mullineaux, 2014a). The vast majority 
of  the  respiration  in  cyanobacteria  takes  place  in  the  TM,  and  several  redox‐active 
components,  such  as  the  PQ  pool,  the  Cyt b6f  complex  and  PC/(Cyt  c6),  are  shared 
between photosynthetic and respiratory ETCs (Scherer, 1990; Peschek et al., 2004) (Fig. 
1B).  During  respiration,  two major  dehydrogenases,  the  NDH‐1  complex  (Mi  et  al., 
1992a; Ohkawa et al., 2000) and succinate dehydrogenase (SDH) (Cooley and Vermaas, 
2001),  donate  electrons  across  the  TM  to  the  PQ  pool.  From  there,  electrons  are 
transported  either  to  Cyt  b6f  or  to membrane‐bound  respiratory  terminal  oxidases 
(RTOs). RTOs reduce molecular oxygen to water and simultaneously contribute to the 
generation of a proton gradient for ATP production. There are two RTOs that reside in 
the  TM of Synechocystis:  the  cytochrome bd  quinol  oxidase  (Cyd)  and  the aa3‐type 
cytochrome c oxidase (Cox) (Howitt and Vermaas, 1998; Lea‐Smith et al., 2013; for a 
review, see Hart et al., 2005; Schmetter, 2016).  
Cyd  consists  of  two  subunits,  CydA and CydB,  and  contains  two haems  in  its  active 
center  (Howitt  and  Vermaas,  1998).  Even  though  Cyd  is  not  able  to  pump  protons 
across  the  membrane,  it  contributes  to  the  proton  gradient  across  the  TM  by 
consuming H+ during  the  reduction of O2  to water on  the cytosolic  side  (Hart et al., 
2005). In addition to Cyd, another quinol oxidase resembling plastid terminal oxidase 


















2013)  and,  in  particular,  it  includes  the  third  RTO  of  Synechocystis,  the  alternative 
oxidase complex (ARTO) (Huang et al., 2002; Pisareva et al., 2011). ARTO is a member 
of a haem‐copper protein superfamily similar to Cox (Pils and Schmetterer, 2001). Even 
though ARTO does  not  significantly  contribute  to  photosynthetic  electron  transport 
(Abramson et al., 2000; Lea‐Smith et al., 2013),  it might have a more specific role in 
reductive iron uptake (Kranzler et al., 2014). The input of electrons to the PQ pool in 
the PM  is most probably  provided by  SDH or  type  2 NAD(P)H dehydrogenases  (see 





of  this  is  demonstrated  e.g.  by  the  increase  in  respiration  under  salt  stress,  since 






in the TM, there  is an  intriguing possibility: RTOs could be participating  in the redox 
poising of ETC during illumination. It has been recently demonstrated that the presence 
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1.6. Central carbon metabolism of cyanobacteria  
Cyanobacteria accumulate carbon and other energy reserves as polymers  to survive 








concomitant  production  of  ATP  and  NAD(P)H.  Glycolysis  has  two  variants  in 
cyanobacteria:  the  Embden–Meyerhof–Parnas  (EMP)  pathway  and  the  Entner–
Doudoroff  (ED)  pathway.  The  second  option  for  carbohydrate  catabolism  is  the 
oxidative pentose phosphate (OPP) pathway, which produces reducing power  in the 
form of NADPH.  All of these pathways lead to the tricarboxylic acid (TCA) cycle, which 





al.,  2012).  However,  the  metabolic  flux  rate  through  the  TCA  cycle  is  low  in 






1.6.1. Glycogen: more than just a storage molecule  
Glycogen is required by Synechocystis for biomass formation (Knoop et al., 2010) and 
it is the main oxidizable reserve during darkness for energy production in cyanobacteria 









Glycogen  degradation  provides  phosphorylated  sugar  intermediates  which  can  be 
utilized as an energy source. Degradation is initiated by glycogen phosphorylase (GlgP), 
which releases glucose‐1‐phosphates until only the last four glucose residues are left in 
the  branch.  Synechocystis  has  two  GlgP  homologs,  and  their  expression  varies 
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depending on growth conditions, indicating possible functional divergence (Fu and Xu, 








of  carbon  is  one  of  the  main  factors  controlling  the  accumulation  of  glycogen  in 
cyanobacteria. Cells grown under carbon‐replete conditions accumulate significantly 
higher amounts of glycogen compared to carbon‐deprived cells (Eisenhut et al., 2007), 
and  a  transient  shortage  of  carbohydrates  synthesized  by  the  CBB  cycle  can  be 
compensated for by degrading glycogen (Eisenhut et al., 2008b). In addition, nitrogen 
shortage increases the intracellular glycogen amount in cyanobacteria (Wilson et al., 
2010).  Thus,  both  photosynthetic  reactions  and  the  intracellular  C/N balance  affect 
glycogen biosynthesis in cyanobacteria. 
The pathways for glycogen synthesis and degradation are regulated at different levels 
in  cyanobacteria  (reviewed  in  Zilliges,  2014).  Synthesis  is  mainly  regulated  at  the 




which  is  a  signal  for  intracellular  high  carbon  and  energy  status  but  is  inhibited  by 
inorganic  phosphate  Pi  (Levi  and Preiss,  1976;  Iglesias  et  al.,  1991).  In  contrast,  the 
degradation of glycogen is regulated at the transcriptional level, in response to the C/N 
status of the cell as well as its energy requirements. The expression of glgX and glgP is 





Glycogen,  however,  is  not  required  only  for  storing  carbon  and  energy.  Mutants 
deficient  in  glycogen  synthesis  in  several  cyanobacterial  species,  including 





to  the  non‐bleaching  phenotype  under  nitrogen  starvation  (Carrieri  et  al.,  2012; 
Gründel et al., 2012; Hickman et al., 2013; Miao et al., 2003; Suzuki et al., 2010; Xu et 






1.6.2.  Sugar catabolism and carbon flow in cells cultivated under various 
growth modes  
Under photoautotrophy, when light as an energy source and CO2 as a carbon source 
are  available,  the  CBB  cycle  is  the main metabolic  route  for  carbon  utilization.  The 
carbon flux from GA3P can be directed to either biosynthesis or the regeneration of 




In  the  absence  of  light,  cyanobacteria  exhibit  heterotrophic  metabolism,  where 
electrons are derived from the oxidation of reduced substrates, mainly carbohydrates, 
to provide energy and  reducing power. When  the growth medium  is  supplemented 
with glucose and cells are illuminated daily with a short pulse of light, that is insufficient 
for photosynthetic  growth,  the  growth mode  is  called  light‐activated heterotrophic 
growth  (LAHG)  (Anderson  and McIntosh,  1991).  These  conditions  are  often  applied 
instead of genuine heterotrophy, because the presence of a daily short blue light pulse 
is  required  for  the growth of Synechocystis. However,  the blue  light pulse does not 









key  enzymes  producing  NADPH  in  the  OPP  pathway,  could  not  grow  under 
heterotrophic  conditions  (Wan  et  al.,  2017).  In  addition,  some  carbon  flux  under 
heterotrophy  is  directed  to  the  EMP‐pathway  producing  two  NADH‐  and  ATP‐ 
molecules per glucose (Yang et al., 2002), and only minor flux through the TCA cycle 
was  observed  (Wan  et  al.,  2017).  However,  cyanobacteria  are  not  able  to  grow 
heterotrophically under anaerobic conditions, because oxygen is needed for oxidative 
phosphorylation. 
Under  photomixotrophic  conditions,  carbon  for  metabolic  needs  derives  from  a 
combination  of  photosynthetically  fixed  CO2  and  an  external  carbon  source,  e.g. 
glucose,  which  is  imported  to  the  cell.  Under  photomixotrophy,  the  growth  of 
cyanobacteria is significantly enhanced compared to that under photoautotrophy, due 
to  the  increased availability of carbon  (Summerfield et al., 2013; Chen et al., 2016). 
During  photomixotrophy,  the  CBB  cycle  is  highly  active  (You  et  al.,  2014).  From 
glycolytic routes, the ED pathway producing one NADH, NADPH and ATP molecule per 
glucose, is crucial in Synechocystis under photomixotrophy (Chen et al., 2016), whereas 




EMP  pathway  (Flamholz  et  al.,  2013).  This  is  beneficial  because  photosynthesizing 
organisms are usually limited by nutrients rather than by ATP (Chen et al., 2016). The 






1.6.3.  Regulation of sugar catabolism  
Studies indicate that sugar catabolism is indispensable for cyanobacteria in the absence 
of  illumination  (for  a  review,  see  Osanai  et  al.,  2007).  There  are  several  proteins 
regulating  sugar  catabolism  in  Synechocystis.  The  group  2  σ‐factor  SigE  generally 
induces the expression of genes participating in sugar catabolism (Osanai et al., 2005). 
The expression of sigE  follows  the circadian  rhythm, peaking at  the end of  the  light 
period together with the sugar catabolism genes (Kucho et al., 2005). Another activator 
of  sugar  catabolism  is  Hik8  (Singh  and  Sherman,  2005),  which  is  a  homolog  of  the 
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in  glycogen  catabolism  are  downregulated  under  nitrogen  depletion  (Osanai  et  al., 
2006). During N depletion, the cells accumulate glycogen granules and when nitrogen 
source is available again, the cells switch to heterotrophic metabolism (respiration) and 
utilize  glycogen  for  recovery  (Klotz  et  al.,  2016).  The expression of  a  cyanobacterial 
global  nitrogen  regulator,  ntcA,  is  upregulated  under  nitrogen  deprivation 
(Forchhammer,  2004),  and  NtcA  is  known  to  induce  the  expression  of  sigE  in 
Synechocystis (Muro‐Pastor et al., 2001). Additionally, intracellular C/N status may be 




1.7.  Redox regulation of NAD(P)H/NAD(P)+ homeostasis in 
photosynthetic organisms 
NADH and NADPH are universal  soluble  reducing equivalents  that provide electrons 




produced  by  photosynthesis.  The  amount  of  NADPH  is  kept  higher  than  NADP+  to 




1.7.1.  Pyridine nucleotide transhydrogenase PntAB 
Pyridine  nucleotide  transhydrogenase  PntAB,  also  known  as  energy‐dependent 
transhydrogenase, is an integral membrane protein complex coupling the oxidation of 




helices,  across  the membrane,  and  the  dIII  domain  binds NADP(H).  These  are  then 
arranged into two protomers. The catalytic reaction performed by PntAB couples the 
proton  translocation  to  the  allosteric  conformational  changes.  During  the  reaction 
cycle,  the  enzyme  can  be  in  two  different  forms  known  as  the  open  and  occluded 
conformations. In the open conformation, the dI and dII domains bind and release their 






of PntAB has been studied  in heterotrophic organisms, but  its biological  function  in 
oxygenic  photosynthetic  organisms,  including  cyanobacteria,  has  remained  largely 
indefinable. Synechocystis  has  two putative genes encoding  transhydrogenase, pntA 
(slr1239) and pntB (slr1434).  
1.7.2.  Type 2 NAD(P)H dehydrogenases (NDH-2s) 
Cyanobacterial pyridine nucleotide dehydrogenases are classified into two groups (for 
a  review,  see Melo  et  al.,  2004;  Peltier  et  al.,  2016).  The  first  group  is  the  NDH‐1 
complex, which functions in CET (see section 1.4.3.), respiration (see section 1.5) and 
Ci‐uptake  (see  section  1.4.4).  The  second  group  is  formed  by  type  2  NAD(P)H 
dehydrogenases  (NDH‐2s),  which  consist  of  a  single  polypeptide,  have  molecular 
masses  close  to  50  kDa  and  catalyze  electron  transport  from NAD(P)H  to  quinones 
without simultaneous proton translocation (Yagi, 1991). The NDH‐2 primary structure 
typically  features  two  GXGXXG  motifs  within  the  β‐sheet‐α‐helix‐β‐sheet  domains 
(Rossman  fold), where  the  first motif binds FAD or FMN, and  the  second one binds 
NAD(P)H (Wierenga et al., 1986). The model for NAD(P)H:quinone oxidoreduction by 
NDH‐2s has  been proposed  recently  (Marreiros  et  al.,  2017) based on  the available 






majority  of  NDH‐2s  do  not  contain  transmembrane  helices,  but  instead,  have 
amphipathic α‐helices, which attach the enzyme in a position parallel to the plane of 
the membrane, addressing the need for a hydrophobic environment (Melo et al., 2004).  
NDH‐2s  are  found  in  several  heterotrophic  as  wells  as  autotrophic  organisms.  The 








al.,  1999).  They  all  contain  conserved  motifs  for  binding  a  FAD  as  a  cofactor  and 
NAD(P)H as a  substrate, but  the  sequence of  the  latter binding motif  indicates  that 
NADH  is  highly  favored  in  comparison with NADPH  (Howitt  et  al.,  1999).    Only  the 
product  of  ndbC  contains  a  membrane  spanning  region.  NdbB  was  recently 
demonstrated to be involved in vitamin K1 biosynthesis in Synechocystis (Fatihi et al., 





2. AIMS OF THE STUDY 
In  cyanobacteria,  photosynthetic  linear  and  auxiliary  electron  transport  pathways, 
together  with  respiratory  pathways,  are  located  in  the  TM.  They  provide  balanced 
energy (ATP) and reducing equivalent (NADPH) to the cell. They create a complicated 
but  well‐orchestrated  intracellular  network  of  electron  transport  reactions.  Linear 




thylakoid oxidation‐reduction pathways,  I  searched for novel proteins  located  in the 
TM  and  the  PM  that  could  potentially  function  in  the  redox  regulation  of  cellular 
metabolism  in  Synechocystis.  I  investigated  how  the  oxidized  and  reduced  pyridine 
nucleotides,  NADPH/NADP+  and  NADH/NAD+  produced  by  photosynthetic  light 
reactions and the sugar catabolism are inter‐regulated. These interactions are expected 






terminal  oxidases  and  their  possible  function  in  Synechocystis  also  during 
illumination; 
 












Strain  Deleted genes  Reintroduced genes  Paper  Reference 
Δcox  slr1136‐slr1138    I  Lea‐Smith et al. 2013 











ΔpntA  slr1239::KmR    II  Paper II 
ΔndbC  sll1484::ZeoR    III  Paper III 
ΔndbA  slr0851::EmR    IV  Paper VI 




mM  HEPES‐NaOH  (pH  7.5)  or  10  mM  TES‐KOH  (pH  8.0  or  8.2).    Pre‐experimental 
cultures  were  grown  in  flasks  under  continuous  white  fluorescent  light  (L30W/865 
Osram)  of  50  µmol  photons m‐2  s‐1,  under  air  enriched with  3%  CO2  (HC)  and with 
agitation  at  150  rpm.    Prior  to  the  experiments,  cells  were  harvested  at  the 
midlogarithmic phase from pre‐experimental cultures and  inoculated to  fresh BG‐11 
medium. Experimental cultures were grown in fresh BG‐11 medium under continuous 











dark  period.  Experiments  were  conducted  under  ambient  CO2  conditions  (LC)  and 
under HC conditions. The experimental cultures were grown without antibiotics, and 
glucose was  provided when mentioned.  OD750  was measured  using  the  Lambda  25 
UV/VIS spectrometer (PerkinElmer) or the Multi‐Cultivator MC 1000. 
For physiological  experiments,  cells were harvested  at  the  logarithmic phase  (OD750 
between  0.6  and  1.3).  For  activity  measurements,  cells  were  harvested  and 
resuspended in fresh BG‐11 medium at the desired Chl concentration and acclimated 
under  the  respective  growth  conditions  1  h  before  the  measurements.  Chl  was 
extracted using  90% methanol  and  an  extinction  coefficient  of  78.74  L  g‐1  cm‐1 was 
applied to determine and adjust the Chl concentration (Meeks and Castenholz, 1971).  
3.2.  Biophysical methods 
3.2.1.  Oxygen evolution measurements with a Clark-type oxygen electrode 
The net O2 production was measured in the presence of several DBMIB concentrations 
(0,  1,  10  and  25  µM)  with  a  Clark‐type  oxygen  electrode  (Hansatech  Ltd,  Norfolk, 
England) at 30 °C under 400 μmol photons m−2 s−1 actinic light applied using a 150‐Watt, 
21 V,  EKE quartz halogen‐powered  fiber optic  illuminator  (Fiber‐Lite DC‐950, Dolan‐
Jenner, MA, USA). Before measurements,  the Chl  concentration of  the samples was 
adjusted  to  15  μg  ml  ‐1  and  samples  were  supplied  with  1  mM  NaHCO3  during 
measurements. 
3.2.2.  Membrane inlet mass spectrometry (MIMS) 
The production of 16O2 (mass 32) and the consumption of 18O2 (mass 36) as well as the 
CO2  consumption  (mass  44) were monitored online with mass  spectrometry  (Prima 




in  the  solution  were  left  to  equalize.  During  measurement,  samples  were  under 
continuous stirring. First, samples with Chl concentration of 15 μg ml ‐1 were monitored 
in the dark to record respiratory oxygen consumption and after this, actinic light (400 
or  150 μmol  photons m−2  s−1) was  applied using  a  150‐W,  21‐V  EKE quartz  halogen 
powered fiber optic  illuminator  (Fiber‐Lite DC‐950; Dolan‐Jenner)  to record gross O2 
production,  total  O2  uptake  under  illumination  and  CO2  exchange.  Gas‐exchange 
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kinetics  and  rates  were  determined  according  to  Beckmann  et  al.  (2009):  O2 
uptake=Δ18O2 x (1+[16O2]/[18O2]) and O2 evolution=Δ16O2‐ Δ18O2 x ([16O2]/[18O2]). All the 
measurements were performed in the presence of 1 mM NaHCO3. Several  inhibitors 
and  artificial  acceptor  were  used  during  experiments  at  the  following  final 
concentrations; 25 µM DBMIB, 50 µM HQNO, 0.5 µM DCBQ, and 1 mM KCN. 






was  obtained  by  applying  a  saturating  pulse  to  dark  adapted  cells,  the  FmFR  was 
recorded by applying a saturating pulse onto the FR background (after 8 s illumination), 








illumination periods of gradually  increasing  light  intensity without dark‐adapting  the 
samples. To obtain the photosynthetic parameters, the saturating pulse was applied at 
the end of every light period. 
The  F0  rise  was  monitored  for  40  s  after  the  termination  of  actinic  light  (1  min 






(620 nm, 50 μmol photons m−2 s−1)  to  induce transition to State  II. Light quality was 











excited  with  the  440  nm  or  the  580  nm  light,  generated  using  a  monochromator 
(Applied Photophysics Ltd; f/3.4 grating). 








steady‐state  actinic  light.  Pm′  is  obtained  by  application  of  saturating  pulse  to  the 
illuminated  cells  and  represents  maximum  oxidizable  P700  under  actinic  light 
illumination. 




3.3.  Microscopy 
3.3.1.  Light microscopy and cell counting 
Cells  suspended  in  BG‐11  were  inspected  with  an  Orthoplan  Large  Field  Research 
Microscope  (Leitz)  and  photographs  of  them were  taken  with  a  digital  microscope 
camera  (Leica DFC420C).  The digital  slide  photograph  brightness  and  contrast were 




3.3.2.  Transmission electron microscopy (TEM) 
TEM‐analysis was performed in the Laboratory of Electron Microscopy (University of 
Turku). Samples were prefixed with 5% glutaraldehyde in a 0.16 M s‐collidin buffer (pH 
7.4)  and  postfixed  with  2%  OsO4  +  3%  K‐ferrocyanide.  After  this  samples  were 
dehydrated, embedded and cut to thin sections (70 nm). These were stained with 1% 
uranyl  acetate  and  0.3%  lead  citrate.  A  JEM‐1400  Plus  Transmission  Electron 
Microscope (JEOL) was used in the analysis.  
3.4.  Glycogen determination 
Cells in the logarithmic growth phase were collected and resuspended in OD750 =1, and 
10  ml  of  the  cell  suspension  was  lysed  by  sonication  (BIORUPTOR;  CosmoBio).  To 
determine  the  glycogen  concentration  in  the  lysates,  a  Total  Starch  Assay  Kit 
(Megazyme) was applied according to the manufacturer’s instructions. 
3.5.  Dry weight determination 
Cells were grown to the  logarithmic growth phase and 20 ml of the cell culture was 
passed  through  a  preweighed  and  prewashed  glass‐fiber  filter  (pore  size  1.0  µm, 
Millipore). Filters were then dried at 60°C for 24 h, kept in a desiccator for another 24 
h and weighed. 
3.6.   Room temperature whole cell absorption spectra 
The room temperature whole cell absorption spectra were measured using an Olis 17 
UV/VIS/NIR  Spectrophotometer  (On‐Line  Instrument  Systems,  Inc.).  Fry’s  correction 
was applied to correct the raw spectra. The OD750 of cells was adjusted to 0.3 before 
measurement. 
3.7.  Transcript analysis 














3.8. Protein analysis 
3.8.1.  Western blotting: protein isolation, electrophoresis and immuno-
detection 
Total  protein  extracts  were  isolated  as  described  by  Zhang  et  al.  (2009)  and  the 




3.8.2.  MS-analysis and proteomics 
3.8.2.1. Sample Preparation 
For  liquid  chromatography‐tandem  mass  spectrometry  (LC‐MS/MS)  analysis, 
Synechocystis cells were grown in triplicates. Total proteins were isolated as described 










mg  C18  columns.  Extracted  peptides  were  dried  in  a  SpeedVac  (Savant  SPD1010, 
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SpeedVac  Concentrator,  Thermo  Fisher  Scientific)  and  further  solubilized  in  2% 
acetonitrile (ACN) and 0.1% formic acid (FA) prior MS analysis.  
3.8.2.2. Data-dependent acquisition (DDA) for protein identification and 
quantification 
The peptide mixtures were analyzed by LC‐MS/MS using a QExactive or QExactive HF 
mass  spectrometer  (Thermo  Fisher  Scientific)  connected  in‐line  with  a  nano‐liquid 
chromatography  system  EasyNanoLC  1000  or  Easy  NanoLC  1200  (Thermo  Fisher 
Scientific) in Paper III and  IV, respectively. In Paper III peptides (200 ng) were injected 
onto  a  15‐cm  C18  nano‐column  (Michrom  BioResources)  and  eluted  into  mass 
spectrometer with 110 min gradient of ACN. In Paper IV peptides (200 ng) were injected 
onto 40‐cm C18 1.9 μm column and eluted with two‐step 110 min gradient.  MS data 
acquisition  on QExactive  (Paper  III)  or QExactive  HF  (Paper  IV) was  performed  in  a 
positive ionization mode, with 2.3‐kV ionization potential.  The DDA method comprised 
MS survey scans (mass‐to‐charge range of 300‐2000) followed by MS/MS scans of 10 
(Paper  III) or 12 (Paper IV) most  intensive 2+ and more ‐charged precursor  ions. For 
protein  identification,  raw  files  were  searched  against  the  Synechocystis  protein 
database  retrieved  from Cyanobase  (Kaneko et  al.,  1996) using  an  in‐house Mascot 
(version 2.4 in Paper III or 2.6.1 in Paper IV ) server (Perkins et al., 1999) and further 
analyzed using Proteome Discoverer (version 1.4 in Paper III or  version 2.2 in Paper IV) 
software  (Thermo  Fisher  Scientific).  The Mascot  search  parameters  are  reported  in 









3.8.2.3.  Selected reaction monitoring (SRM) for targeted quantification 





were  loaded  to  the Panorama Public  (Dharma et  al.,  2014).  For  the protein  targets 
missing  in Vuorijoki  et  al.  (2016),  the  SRM assays were developed  according  to  the 
published protocol. Data were analyzed using RStudio with MSstats algorithm version 
3.5.1  (Choi  et  al.,  2014)  and  normalized  to  three  housekeeping  peptides;  sll1818, 
FSLEPLDR and SYTDQPQIGR; slr0638, GVIAVTER; and sll0145, AISLSDLGLTPNNDGK. 
3.9.  Bioinformatics 
3.9.1.  Homology modeling of PntAB quaternary structure 
The amino acid sequences for Synechocystis PntA and PntB were retrieved from the 
Protein Data Bank (PDB) using BLAST, and where the identity was above 40% for PntA 
(<39%  for  the  transmembrane  structure)  and  above  50%  for  PntB  (<42%  for  the 




and  β  subunits  were  predicted  using  TMHMM  server  2.0  (Krogh  et  al.,  2001)  and 
modeled based on the crystal structure of T. thermophilus. Homology models for PntA 
and PntB were assembled with MODELLER  (Sali  and Blundell, 1993), evaluated with 
MOLPROBITY  (Chen  et  al.,  2010)  and  visualized  and  analyzed  with  UCSF  CHIMERA 
(Pettersen et al., 2004). 






4. MAIN RESULTS 
4.1.  Application of MIMS for monitoring of thylakoid located 
respiratory electron transport under illumination 
 The location of Cox and Cyd in the TM of Synechocystis leads to an intriguing possibility 
that,  in  addition  to  their  traditional  role  in  respiration,  they  may  also  function  as 









RTOs  makes  it  possible  to  further  differentiate  the  location  and  roles  of  RTOs  in 
Synechocystis.  In  addition  to  MIMS,  distinguishing  the  different  functions  of  RTOs 
required the application of several biophysical methods in combination with inhibitor 
treatments.   
4.1.1.  Cyd accepts electrons from the PQ pool under illumination when LET 
is disrupted 

































can also  act  as  an electron  sink during  illumination  in  certain occasions.  The higher 









Fig.  1;  Helman  et  al.,  2003;    Allahverdiyeva  et  al.,  2011).  Furthermore,  Flv1/3  are 
essential under fluctuating light (FL)‐conditions (when background low light is regularly 
interrupted  with  high  light  pulses)  protecting  the  cells,  and  particularly  PSI,  from 
photodamage (Allahverdiyeva et al., 2013). Surprisingly, the Δflv1/3 cells incubated for 
3 days in FL (20 µmol photons m‐2 s‐1 background light that was interrupted with 30‐s 
high  light pulses of 500 µmol photons m‐2  s‐1  every 5 min) demonstrated a  low but 
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significant  level  of  O2  photoreduction  that  did  not  respond  to  the  changes  in  light 
intensity  and  was  KCN  sensitive  (Allahverdiyeva  et  al.,  2013;  Paper  I,  Fig.  3).  The 
addition of HQNO to the cells grown under FL caused a significant decrease in the light‐
induced O2 uptake in the Δflv1/3 mutant but not in the WT (Paper I, Fig. 3), indicating 
the  involvement  of  Cyd  in  O2  photoreduction  under  suboptimal  conditions  in  the 
Δflv1/3 mutant.  
4.1.4.  The duration of alternating dark and high-light phases is crucial for 
the viability of Δcyd/cox 












needed to repair damaged proteins accumulated during  the high  light period.  If  the 
lengths  of  the  dark  and  high  light  periods  are  shorter  and,  thus,  alternate  more 
frequently, cells missing both Cox and Cyd can also oxidize the PQ pool and produce 
ATP for the purpose of repairing photodamaged proteins.  
4.2.  Characterizing the role of energy dependent pyridine 
transhydrogenase PntAB in Synechocystis 
The regulation of the NAD(P)H/NAD(P)+ ratio is among the most essential functions of 
cellular  metabolism  in  all  living  organisms.  One  of  the  enzymes  involved  in  this 
regulation  process  is  PntAB.  Its  structure  and  physiological  role  have  already  been 
broadly  characterized  in  several  heterotrophic  organisms  (Sauer  et  al.,  2004;  for  a 
review, see Jackson, 2012; Jackson et al., 2015). However, the biological importance of 
PntAB in photosynthetic organisms, including cyanobacteria, has not been determined 
in  detail.  Thus,  the  knock‐out  mutant  (ΔpntA),  missing  the  α‐subunit  of 
heteromultimeric  PntAB,  was  constructed,  which  resulted  in  nonfunctional 
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transhydrogenase.  This  mutant  was  subjected  to  phenotypical  and  biophysical 
characterization under photoautotrophic and photomixotrophic growth conditions.  









subunit).  These  sequences were  then  applied  to  construct  a model  describing  how 
polypeptides  are  assembled  in  Synechocystis  to  the  native  quaternary  structure 
forming  the  functional PntAB dimer  (Paper  II,  Fig. 2)  (Fig.3).  The  constructed model 
indicated that both the α and β subunits in Synechocystis are needed for the binding of 
NADH and NADP+ substrates and for the formation of the proton channel across the 




proton  channel  (domain  II,  4  transmembrane helixes  formed by  PntA).  In  PntB,  the 







Figure  3.  The  quaternary  structure  model  of  Synechocystis  pyridine  nucleotide 
transhydrogenase PntAB. 
4.2.2.  PntAB is located in the thylakoid membrane of Synechocystis and 
utilizes the proton gradient to energize the conversion of NADH to 
NADPH 
To discover the location of PntAB in Synechocystis, the cells were fractionated to the 
TM,  the  PM,  and  the  soluble  compartment.  The  preparations  were  subjected  to 
immunoblotting with a specific antibody raised against PntA (Paper II). A strong signal 
was  detected  from  the  thylakoid  fraction  and  only  a minor  signal  from  the  plasma 
membrane (Paper II, Fig. 3). The latter was most probably due to contamination as a 
result  of  fractionation.  The  location  of  PntAB  in  the  same  compartment  with  the 
photosynthetic machinery allows the enzyme to use the proton gradient established 
during  photosynthesis.  Protons  are  transported  from  the  thylakoid  lumen  into  the 
cytosol via the proton channel  in  the PntAB transmembrane domain,  thus providing 
energy for catalytic hydride transport between NAD(H) and NADP(H). 
4.2.3.  PntAB enables cell growth at the interphase of photomixotrophy and 
heterotrophy 






between the WT and ΔpntA  increased  in accordance with decreasing  light  intensity. 
These  results  indicate  that  the  function  of  transhydrogenase  is  crucial  when 
photosynthesis is not able to produce enough energy and reducing power for growth, 
causing  cells  to  use  carbohydrates  as  an  energy  source.  There  was,  however,  no 
difference in growth between the WT and ΔpntA cells during the dark periods with or 
without glucose, which  is  likely due to  the adequate NADPH production by  the OPP 
pathway for metabolic needs under these conditions.  
4.2.4.  The presence of PntAB is needed for the protection of photosynthetic 
machinery under low-light mixotrophy 







the  capacity  of  PSII was  primarily  caused  by  a  diminished  PSII/PSI  ratio, which was 

















ΔpntA  is  almost  locked  in  State  II  (Paper  II,  Fig.  6),  which might  be  caused  by  the 
detachment of PBS (Stoitchkova et al., 2007; for a review, see van Thor et al., 1998; 
Mullineaux and Emlyn‐Jones, 2005). 




this  hypothesis  further,  mutants  lacking  NdbA  and  NdbC  were  constructed  and 
characterized  using  modern  quantitative  proteomic  methods  as  well  as  various 
biophysical and biochemical methods. Because NDH‐2s oxidize pyridine nucleotides, 
special attention was paid to their function under different growth modes. 
4.3.1.  NdbC is located in the plasma membrane and its deletion causes 
changes in cell morphology, growth rate and intracellular glycogen 
content in Synechocystis  
To  determine  the  subcellular  location  of  NdbC  in  Synechocystis,  the  cells  were 
fractionated  to  the  TM,  the  PM,  and  the  soluble  compartment,  followed  by 
immunoblotting with the NdbC‐specific antibody. An intense NdbC protein band was 







almost  twice  as  fast  as  the ΔndbC mutant under  LC  as well  as under HC  conditions 
(Paper III, Fig. 2C‐D). The bigger cell size of the mutant was in line with the increased 
dry weight, Chl concentration, and total protein amount per cell compared to the WT 






4.3.2.  The deletion of NdbC affects photosynthetic electron transport  
Despite  of  observed  defects  related  to  growth  and  morphology  in  ΔndbC  under 
photoautotrophy, the deletion of NdbC did not have a drastic influence on the capacity 
of  photosystems  under  these  conditions  because  no  significant  differences  were 











4.3.3.  Global proteome analysis reveals modifications in several metabolic 
pathways and in the expression of multiple transporters due to the 
deletion of NdbC 
To get a more comprehensive picture of the metabolic changes induced by the deletion 
of NdbC in Synechocystis cells, an extensive proteomic analysis was conducted from the 
cells  grown under autotrophic  conditions.  In  the ΔndbC mutant,  a diminished  sugar 
catabolism  compared  to  the WT was  deduced  from  the  downregulation  of  several 
glycolysis  specific  enzymes,  including  phosphofructokinase  (PfkA),  pyruvate  kinase 
(Pyk1), and glyceraldehyde‐3‐phosphate dehydrogenase (Gap1), together with Glc‐6‐P 
dehydrogenase  (Zwf)  and  6‐phosphogluconolactonase  (Pgl),  belonging  to  the    OPP 
pathway (Paper III, Table 3). Furthermore, SigE, which upregulates the expression of 
genes involved in sugar catabolism (Osanai et al., 2005), as well as its anti‐σ factor ChlH 
(Osanai  et  al.,  2009) were downregulated  in ΔndbC  compared  to  the WT  (Paper  III, 
Table  3).  Nonetheless,  the  amounts  of  proteins  performing  glycogen  synthesis  or 
degradation were not altered in ΔndbC compared to the WT (Paper III, Supplemental 









conditions  than  under  HC  conditions.  In  particular,  many  transporters  and  binding 
proteins located in the PM were downregulated in LC (Paper III, Table 3). Phosphate 
transporters Pst1 and Pst2  (Pitt et al., 2010) were severely downregulated  in ΔndbC 





amino  acids,  were  downregulated  in  ΔndbC  (Paper  III,  Table  3).  In  contrast,  all  the 
subunits  of  the  high  affinity  HCO3‐  transporter  BCT1  (Omata  et  al.,  1999)  were 
upregulated, while no upregulation of known BCT‐1 inducers CmpR (Nishimura et al., 
2008; Daley et al., 2012) or Sll0822 (Orf et al., 2016) was detected (Paper III, Table 3).   
4.3.4. NdbC is in crosstalk with NDH-1 
The deletion of NdbC altered the expression of NDH‐1 complexes under LC conditions. 
First, NdhF4 and CupB, specific subunits for the low‐affinity CO2 uptake complex NDH‐
14  (Ohkawa  et  al.,  2000),  were  downregulated  in  the mutant  compared  to  the WT 
(Paper III, Table 3). Meanwhile, the expression of the low‐CO2‐inducible high‐affinity 
complex NDH‐13 was not altered (Paper III, Table 3). In line with these results, MIMS 
measurements  demonstrated  the  decline  in  the  fast  phase of  CO2  uptake  in ΔndbC 
compared to the WT (Paper III, Table 2), which probably occurs due to the decreased 






several  NDH‐1  mutants  lacking  specific  subunits  of  the  different  complexes  were 
analyzed with western blotting using α‐NdbC. Interestingly, the M55‐mutant that was 
unable to form any functional NDH‐1 complexes (Ogawa, 1991) did not express NdbC 
in  detectable  amounts  (Paper  III,  Fig.  5B).  In  addition,  the mutants missing  NdhD2 
expressed  considerably  less NdbC  compared  to  the WT, but  in  the mutants missing 
NdhD4, the NdbC levels were similar to those in the WT (Paper III, Fig. 5B). 
MAIN	RESULTS				53	
4.3.5.  NdbC is essential under LAHG conditions 
Proteomic analysis of the ΔndbC mutant showed that sugar catabolism in general was 
downregulated  in  this mutant  under  autotrophic  conditions  (Paper  III,  Table  3).  To 
investigate  this  effect  further,  the  ΔndbC  cells were  grown  under  LAHG  conditions, 
where cells were illuminated for only 10 min every 24 h and glucose was added to the 
growth  medium.  Such  conditions  should  stimulate  the  utilization  of  metabolic 
pathways  involved  in  the degradation of sugars.  Indeed,  the ΔndbC mutant was not 
able  to grow under  LAHG conditions  (Paper  III,  Fig. 6A). However,  the defect  in  the 
growth of ΔndbC was not caused by the inability to utilize external glucose, because no 





light  period  was  provided  frequently  enough  (Paper  III,  Fig  6B).  This  is  due  to  the 
efficient oxidation of ETC under illumination (Paper III, Fig. 7). 
4.3.6.  NdbA is located in the thylakoid membrane and is required for optimal 
growth under LAHG conditions  
The  protein  fractions  from  the  isolated  TM,  PM  and  soluble  compartment  were 
analyzed using immunoblotting with α‐NdbA. The results clearly demonstrated that in 
Synechocystis, NdbA is located in the TM (Paper IV, Fig. 1C). The deletion of NdbA did 
not  have  a  substantial  effect  on  growth  (Paper  IV,  Fig.  2A),  the  protein  expression 
(Paper IV, Supplemental Tables 1‐3) or the photosynthetic capacity (Paper IV, Fig. 5A‐
B, Table 2) under photoautotrophic conditions. In addition, the NdbA‐protein amount 










4.3.7.  Alterations in the amount of NdbA cause changes in the expression of 
photosynthetic components and Ci assimilation proteins under LAHG 
conditions  
Several  subunits  of  PSII  (PsbE,  D2,  PsbV,  D1  and  PsbB) were  upregulated  in  ΔndbA 
compared to the WT under LAHG conditions (Paper IV, Table 1). PSII (indicated by PsbE, 
D2, PsbV, D1, CP43, PsbP, PsbU and PsbZ) was also upregulated  in the ΔndbA::ndbA 





content  compared  to  the  WT  (Paper  IV,  Fig.  3),  accompanied  by  the  increased 











Furthermore,  several  components  involved  in  inducible Ci  uptake  (for  a  review,  see 
Kaplan,  2017),  including  BCT1  (indicated  by  CmpB  and  CmpC),  SbtA  and  NDH‐13 
(indicated by CupA and CupS) had upregulated protein levels in ΔndbA compared to the 
WT under LAHG conditions (Paper IV, Table 1). On the contrary,  in the ΔndbA::ndbA 
strain  overexpressing NdbA,  BCT1  (indicated  by  CmpA,  CmpB  and  CmpC),  SbtA  and 
NDH‐13  (indicated  by  NdhF3,  CupA  and  CupS)  together  with  the  large  subunit  of 
Rubisco, RbcL, were downregulated compared to the WT (Paper IV, Table 1).   
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5.  DISCUSSION 
In this doctoral  thesis work,  I have studied the redox reactions occurring  in  the TM, 
focusing  on  the  interplay  between photosynthetic  and  respiratory  electron  transfer 
during  illumination. In addition, I have investigated how the redox states of pyridine 




5.1.  Synechocystis RTOs contribute to the alleviation of redox 
pressure under suboptimal light conditions 
RTOs  have  an  important  role  in  completing  the  respiratory  electron  transport  and 
creating the proton gradient needed for ATP production in the dark. However, the two 
RTOs  in  Synechocystis,  Cox  and  Cyd,  reside  in  the  TM,  and my  experiments  clearly 





as  an  electron  acceptor  in  Synechocystis.  It  was  demonstrated  in  Paper  I  that  Cyd 
oxidizes  the  PQ  pool  when  there  is  a  blockage  of  electron  transport,  or  under  FL 
conditions if Flv1/3 are missing and thus preventing the efficient oxidation of the ETC. 
The  role  of  Cyd  in  the  oxidation  of  the  PQ  pool  was  suggested  earlier  based  on 
fluorescence  measurements  (Schneider  et  al.,  2001;  Berry  et  al.,  2002).  The 
fluorescence signal could, however, be affected by various factors. The gas exchange 













2008) or FL conditions  (Mustila et al., 2016). Surprisingly,  the  transcription of genes 
encoding subunits of Cyd was not elevated even in the presence of DBMIB (Hihara et 
al., 2003). This suggests that the activity of Cyd is controlled at the later steps of gene 
expression, most  probably  at  the  post‐transcriptional  level, when  the  ETC  becomes 
over‐reduced.  
In addition to its significant role under illumination, Cyd also plays a minor role in dark 
respiration.  This was  indicated  by  only  slightly  lower O2  uptake  in  the  dark  in  ∆cyd 
compared to the WT (Paper I, Table 1) and by a similar‐to‐WT redox state of the PQ 
pool in the dark (Paper I, Figs. 7‐9). Contrary to Cyd, Cox is the major RTO performing 









the  results  presented  in  Paper  I  indicate  that  Flv1/3  and  RTOs  perform  O2 








enzymes  in  Synechocystis  may  partially  contribute  to  their  functional  differences: 
Flv1/3  are  soluble  cytosolic  proteins,  which  allows  them  to  quickly  associate  with 
NADPH, whereas RTOs are located in the highly crowded TM. In addition, Flv1/3 are 
probably much more abundant proteins compared to RTOs in Synechocystis, but this 
remains  obscure  due  to  the  difficulty  of  detecting  RTOs  in  proteomic  studies. 
Furthermore, the results presented in Paper I clearly indicate a separation of the main 
roles  between  TM‐localized  RTOs  in  Synechocystis:  Cyd  is  accountable  for  the  light 
induced O2 uptake, and Cox is the main RTO under dark respiration, even though they 
can at least partially substitute each other. This is in line with the hypothesis suggested 




5.2.  Redox regulation optimizes Synechocystis metabolism under 
different growth modes 
Pyridine nucleotides NADPH and NADH are essential molecules which provide reducing 
power  to  various  metabolic  reactions  in  all  living  organisms.  In  photosynthetic 
organisms,  NADPH  is  abundant  under  photoautotrophic  conditions  and  in 
Synechocystis, the intracellular NADP(H) pool is an order of magnitude larger compared 
to the NAD(H) pool (Cooley and Vermaas, 2001). This is due to their different roles in 
cellular  metabolism  in  photosynthetic  organisms:  NAD(P)H  is  utilized  in  reductive 
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reactions such as CO2 fixation and the biosynthesis of fatty and amino acids, whereas 
NAD(H)  is mainly  associated with  oxidative  catabolic  reactions.  However,  the  other 
possible roles of the NAD(P)H/NAD(P)+ ratio,  in addition to the provision of reducing 
power, have not been thoroughly studied in cyanobacteria. In higher plants, this ratio 
may  have  an  important  role  during  different  developmental  stages,  responding  to 
environmental stresses and forming a component of defense‐related signaling, yet the 








metabolic  pathways,  especially  those  related  to  carbon  utilization.  However,  much 




5.2.1  PntAB adjusts NADH/NADPH ratio during transition from 
heterotrophy to low-light mixotrophy 
The results in Paper II indicate that the function of PntAB becomes extremely important 
for  the  growth  of  Synechocystis  under  low‐light  mixotrophic  conditions  when 
photosynthesis  is  not  able  to  produce  enough  energy  (ATP)  and  reducing  power 
(NADPH) and the energy demand of the cells is fulfilled by the utilization of external 
carbohydrates. Under  these  conditions,  the deletion of  PntAB  seems  to  cause both 
direct  and  indirect  consequences  in  Synechocystis  (Fig.  5).  First,  the  intracellular 
NADPH/NADP+ ratio is likely to decrease considerably, which results in the shortage of 
reducing power which is essential  in, for example, CO2 fixation as well as amino and 
fatty  acid  biosynthesis.  Importantly,  under  these  conditions  the  amount  of  NADPH 
derived  from  photosynthesis  or  the  OPP  pathway  is  apparently  not  sufficient  to 
compensate  for  the  absence  of  PntAB.  Simultaneously,  the  NADH/NAD+  ratio  is 
expected  to  increase  and  accumulated  NADH  prevents  glycolytic  reactions.  The 
imbalanced NAD(P)/NAD(P)H ratio would have a secondary effect on the intracellular 
ATP/ADP  balance,  shifting  it  towards  of  ADP.  The  decreased  sugar  catabolism  will 
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obviously slow down ATP synthesis, but the amount of ATP produced by respiration will 
also  be  lower,  because  respiratory  electron  and  proton  transport  via  the  NDH‐1 
complex  in cyanobacteria  is, at  least  indirectly, dependent on NADPH  (Peltier et al., 
















to  sustain oxidative metabolism and especially  sugar  catabolism. The  importance of 
PntAB in maintaining glycolytic reactions is supported by the accumulation of pntA and 
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the main  role of NDH‐2  is  to  function  in  respiratory NAD(P)H  turnover  (Melo et  al., 
2004). In this case, the proton gradient driving ATP synthesis is generated by the other 
respiratory  complexes  that  accept  electrons,  directly  or  indirectly,  from  NDH‐2. 
However,  this  is  not  the  situation  in  Synechocystis,  and  the  deletion  of  NDH‐2s  in 




to maintaining  the redox balance of NADH/NAD+, and  it was demonstrated  that  the 
simultaneous deletion of  all  three Synechocystis  NDH‐2s  substantially  increased  the 
NADH/NAD+ ratio (Cooley and Vermaas, 2001). The specific targets of the possible NDH‐
2 mediated regulation, however, have remained elusive so far.  
5.2.3.  NdbC functions in the redox regulation of carbon allocation and is 




in  the  absence  of  NdbC  (Paper  III,  Fig.  3),  and  it  was  accompanied  by  the  general 
downregulation of sugar catabolic enzymes that play a role in glycolysis and the OPP 
pathway  (Paper  III,  Table  3).  Interestingly,  the  enzymes  of  the  ED  pathway  were 
upregulated, possibly partially compensating for the downregulation of other glycolytic 
pathways. However,  the exact mechanism  for how the deletion of NdbC causes  the 
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glycogen accumulation,  the expression of proteins  involved  in glycogen synthesis or 
degradation was not altered in the ΔndbC mutant (Paper III, Supplemental Tables S4‐
S5).  The  glycogen  accumulation  could  be  explained  by  decelerated  carbohydrate 
catabolism, which would result  in the accumulation of glucose 6‐phosphate. This,  in 
turn, would  increase  the  amount  of  substrate  available  to  the  enzymes  involved  in 
glycogen synthesis, causing glycogen accumulation without changes in the amounts of 
enzymes. Even though the deletion of NdbC  led to bigger cell size  (Paper  III, Fig. 3), 










PipX, which  activate N‐metabolism  (Llácer  et  al.,  2010;  Espinosa  et  al.,  2014), were 








derived  from  sugar  catabolism.  Elevated  CET  in  ΔndbC  was  accompanied  by  the 















metabolic  route  providing  intermediates  for  nucleotide  biosynthesis  in  darkness 



















main  function of NdbC under photoautotrophy  is  to  fine‐tune  the balance between 
various metabolic pathways. However, under heterotrophy, where glycolysis is the only 




Figure  6.  Representation  of  effects  due  to  the  NdbC  deletion  in  Synechocystis  under 
photoautotrophy.  The  upregulated  or  elevated  protein  complexes,  metabolic  routes,  or 
compounds are marked in red, and the downregulated ones are marked in blue. 
5.2.4.  NdbA optimizes the growth of Synechocystis under LAHG conditions by 
regulating thylakoid functionality and Ci uptake 
The results in Paper IV clearly demonstrate that NdbA offers no benefits to the growth 
of Synechocystis under photoautotrophic conditions. In contrast, the optimal growth of 
Synechocystis  under  LAHG  conditions  requires  the  expression  of  NdbA,  as 
demonstrated by  the  growth  retardation of  the NdbA deletion mutant  under  these 
conditions (Paper IV, Fig. 2). The deletion of another NDH‐2, NdbC, caused a general 
downregulation of  sugar  catabolism, which was postulated  to  lead  to  the observed 
incapability  of  ΔndbC  to  grow  under  LAHG  conditions  (Paper  III).  Global  proteome 
studies with both the ΔndbA deletion and overproduction mutants, however, did not 
reveal any major changes  in the expression of sugar catabolic proteins, either under 





might  be  due  to  their  location  in  different  cellular  compartments  in  Synechocystis:  
NdbC resides in the PM (Paper III) whereas NdbA is found in the TM (Paper IV, Fig.1).  
In  Synechocystis,  the  internal  TM  system  is  almost  completely  lost  under  LAHG 
conditions  (Plohnke et  al.,  2015),  and  the amounts of Chl  (Barthel  et  al.,  2013) and 
pigment‐binding proteins (Plohnke et al., 2015) are significantly reduced in comparison 
to  the  situation  under  photoautotrophic  growth  conditions.  However,  the 
overexpression  of  NdbA  maintained  high  phycobilisome  and  Chl  content  in 











that NdbA has an  important  function  in  the preservation of PSI  functionality. When 
NdbA was produced in excess under LAHG conditions, the Pm value, which represents 
the maximum oxidized P700 content, was substantially higher than in the WT (Paper 
IV,  Table  2),  together  with  proteins  encoding  PSI  subunits  (Paper  IV,  Table  1).  In 
contrast, the deletion of NdbA resulted in significantly lower Pm values than in the WT 






to  the  WT  (Paper  IV,  Table  1)  but  it  is  difficult  to  judge  the  ultimate  reasons  for 













acceptor  is  PQ.  Growth  under  LAHG  conditions  is  maintained  by  sugar  catabolism 
(Plohnke et al., 2015) that produces NADH in high amounts as a substrate for NdbA. 
Thus, under LAHG conditions, the deletion of NdbA is expected to cause an oxidation 
of  the  PQ  pool while  NdbA  overexpression  likely  reduces  the  PQ  pool.  It  has  been 
demonstrated  that  the  redox  status  of  the  PQ  pool  has  a  partial  control  over  the 
transcription  of  photosynthetic  genes  during  illumination  in  cyanobacteria:  the 
oxidized PQ pool  induces  the  expression of  genes  encoding  PSII‐proteins, while  the 
reduced PQ pool provokes the expression of PSI‐genes (Li and Sherman, 2000). Thus, 






and,  consequently,  enhanced  Chl  biosynthesis  via  LICS.  Indeed,  it  has  been 
demonstrated that under high‐light conditions, most of the newly synthesized Chl  is 
incorporated  into PSI  instead of PSII  (Kopecná et al., 2012). However, the possibility 
that  NdbA  directly  regulates  LICS  under  LAHG  conditions  requires  experimental 
evidence.  
In  addition  to  the  photosynthetic  components,  NdbA  also  exerts  an  effect  on  the 
expression of proteins involved in Ci uptake under LAHG conditions (Paper IV, Table 1). 
The  deletion  of  NdbA  resulted  in  the  upregulated  expression  of  inducible  HCO3‐ 
transporters BCT1 (Omata et al., 1999) and SbtA (Shibata et al., 2002b) together with 
the inducible CO2 uptake complex NDH‐13 (for a review, see Battchikova et al., 2011a). 













energy  required  to maintain  the Ci uptake  systems  at  a  high  level would wastefully 
consume energy  in a  form of ATP, and  result  in an energy shortage  that apparently 
compromises the growth of ΔndbA under LAHG conditions.   
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6.  CONCLUSIONS AND FUTURE PERSPECTIVES 
The data presented in this doctoral thesis significantly expands the knowledge of light‐
dependent  crosstalk  between  the  various  photosynthetic  and  respiratory  electron 
transfer components residing in the thylakoid membrane of cyanobacteria. In addition, 
my results provide new information on the regulation of the NADP(H)/NAD(H) ratio, 







However,  the activity of Cyd  in O2 photoreduction  is not easy  to demonstrate, only 




2)  PntAB  is  essential  for  the  growth  of  cells  under  low‐light mixotrophic  conditions 
because  it  is  the  source  for  the  majority  of  NADPH  under  these  conditions. 














towards  the  production  of  sustainable  energy  and  high‐value  compounds  in 
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cyanobacteria. The main goal is to re‐direct the majority of electrons derived from solar 
energy  stimulated  water‐splitting  to  desired  end  products,  while  at  the  same  time 
preventing  damage  to  the  photosystems.  To  achieve  this,  extensive  knowledge  is 
required, not only about the roles of the components involved in the photosynthetic 




The  majority  of  my  thesis  focuses  on  studying  the  cellular  redox  balance,  another 
important aspect for applied bioproduction in cyanobacteria. Because both NADH and 






the  pulp  and  paper  industry)  have  a  capacity  to  boost  biomass  yield  and  serve  the 
circular economy when used as a substrate. However, any change in the growth mode 
of  cyanobacteria,  e.g.  from  photoautotrophy  to  photomixotrophy  or  heterotrophy, 
concomitantly alters the means through which the NADP(H)/NAD(H) ratio is regulated, 
which highlights  the need  to understand how the  intracellular NADH/NAD+  status  is 
maintained in cyanobacteria to make the best possible use of sugar catabolism. 
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